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ALTERATION OF ENZYMATIC ACTIVITY IN AQUATIC ORGANISMS BY AGRICULTURAL POLLUTANTS: A GENERAL 
APPROACH AND THE SUSCEPTIBILITY OF THE ACID PHOSPHATASE. The input of agrochemicals in the aquatic compartment 
can results in biochemical injuries for living organisms. In this context, the knowledge of alterations of enzymatic activities due the 
presence of agriculture pollutants contributes for the elucidation of the mechanisms of toxicity, implementation of economic methods 
for monitoring purposes and establishment of maximum allowed concentrations. In the present work, the above considerations are 
discussed, and data concerning changes in enzymatic function by pesticides and fertilizer contaminants are reviewed. Also, we focused 
on the acid phosphatase due its susceptibility to several pollutants and diversity in cellular functions.
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INTRODUÇÃO
Com a utilização de modernas práticas agrícolas, que resultaram na 
maior produção de alimentos, intensificaram-se os problemas causados 
por pragas. Além dos ácaros, nematoides, fungos e plantas daninhas, eram 
conhecidas cerca de 68.000 espécies de insetos de ação prejudicial até 
finais do século XX.1 O combate a estes organismos se faz através do uso 
de produtos químicos denominados agrotóxicos, sendo que sua utiliza-
ção abusiva tem ocasionado problemas ao Homem e ao meio ambiente, 
além de representar uma constante ameaça para as gerações futuras e o 
equilíbrio dos ecossistemas. Entre estes compostos estão incluídos os 
inseticidas, acaricidas, herbicidas, fungicidas, nematicidas, entre outros.
Os efeitos desses compostos para os organismos aquáticos são 
muito variados, seja pela quantidade de ingredientes ativos  presentes 
no mercado, que são aproximadamente 300, no Brasil, seja pela enor-
me gama de espécies existentes nos corpos d’água.2,3  Assim sendo, a 
toxicidade das moléculas para uma determinada espécie pode variar 
até mais de 25.000 vezes e apresentar efeito letal na ordem de alguns 
microgramas por litro.4,5
Lodo de esgoto é uma denominação genérica para o resíduo sólido 
gerado pelos sistemas de tratamento de águas residuais. Trata-se de 
um material heterogêneo, cuja composição depende do tipo de tra-
tamento empregado para purificar o esgoto e das características das 
fontes geradoras (população e indústrias).6 O uso de lodo de esgoto 
como fonte alternativa de nutrientes (fertilizante) para as plantas tem 
sido apresentado como uma opção para seu descarte devido ao seu 
alto teor de matéria orgânica. A principal fonte desses elementos 
metálicos é o setor industrial. Deve-se levar que consideração que a 
preocupação com metais pesados e os possíveis efeitos prejudiciais 
a eles associados foi acentuada a partir do uso do lodo de esgoto 
em solos agrícolas.7  Entretanto, a presença desses metais não é 
exclusividade destes resíduos, uma vez que fertilizantes químicos, 
corretivos e defensivos podem também contê-los.8 Além de metais, 
o lodo de esgoto pode também conter contaminantes orgânicos como 
naftalenos e LAS (alquil benzeno linear sulfonado).9
Considerando-se o compartimento aquático como um dos recep-
táculos finais de poluentes químicos, tanto de origem agrícola como 
urbana, estes ingressam através de diferentes vias: escoamento superfi-
cial em áreas urbanas e rurais;10,11 deposição atmosférica;12,13 percolação 
através do solo previamente contaminado;14,15 descargas acidentais;16,17 
lavagem de equipamentos de aplicação e manuseio inadequado  de 
embalagens para descarte.18,19 Consequentemente, os efeitos adversos 
da interação poluente químico - biota é sentido nos diferentes níveis 
tróficos da cadeia alimentar em um sistema aquático,20,21 sendo as 
alterações bioquímicas uma das manifestações que podem indicar o 
impacto dos contaminantes no compartimento ambiental.
Dentre os componentes bioquímicos, as enzimas constituem um 
grupo de substâncias, comumente proteínas, com função catalisadora 
nas vias metabólicas, podendo tal função ser alterada na presença de 
um xenobiótico de origem agrícola. Na Figura 1 são mostrados os 
mecanismos de reação de uma enzima (E), na ausência (reações na 
horizontal) e na presença de um inibidor (I) (reações na vertical). 
A enzima (E) reage com o substrato (S), para formar o complexo 
enzima-substrato (ES) e, posteriormente, liberar o produto (P). A 
formação do complexo enzima-substrato é regida pela constante de 
Michaelis (Km). Entretanto, a reação catalisada pela enzima pode ser 
alterada, por exemplo, na presença de um agente químico com ação 
inibitória (I). Este inibidor (I) pode se ligar à enzima livre (E), atuando 
como um inibidor do tipo competitivo (Figura 1A), formando um 
complexo enzima-inibidor (EI) inativo, cuja formação é regida pela 
constante de inibição (Ki). Um inibidor (I) pode, também, se ligar à 
enzima livre (E) ou ao complexo enzima-substrato (ES) formando, no 
final, o complexo enzima-substrato-inibidor (ESI) inativo, atuando, 
neste caso, como um inibidor do tipo não competitivo (Figura 1B). As 
reações de formação do complexo EI e do complexo ESI são regidas 
pelas constantes de inibição Ki e Ki’, respectivamente. 
Na presente revisão são abordados os efeitos de diversos con-
taminantes de origem agrícola, tais como agroquímicos e resíduos 
presentes nos lodos usados com fertilizantes,  sobre sistemas en-
zimáticos de organismos aquáticos. Uma abordagem especial será 
dada à fosfatase ácida, devido a sua susceptibilidade a poluentes e 
diversificação de funções no metabolismo celular. 
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ALTERAÇÕES BIOQUÍMICAS COMO INDICADORES 
DE EFEITOS DE POLUENTES NO COMPARTIMENTO 
AQUÁTICO
O conceito básico que sustenta a utilização de bioindicadores de 
poluição ambiental se baseia no fato que os distúrbios por xenobió-
ticos no meio ambiente levam, inicialmente, a uma perturbação de 
uma reação bioquímica em um determinado organismo.22 Se estas 
alterações bioquímicas forem observadas com uma certa antecedên-
cia, pode ser possível a identificação de problemas ambientais antes 
que o ecossistema aquático, como um todo, seja afetado.23,24
Por causa destas características, os biomarcadores ao nível bioquí-
mico são apontados como sistemas de “sinal de alerta” na avaliação 
da saúde ambiental.25
Durante a exposição a vários tipos de contaminantes, os mesmos 
se concentram em células e tecidos da comunidade aquática podendo 
promover a alteração de sistemas enzimáticos responsáveis por pro-
cessos vitais, ocorrendo: a) aumento da atividade enzimática no meio 
extracelular por extravasamento da proteína para este meio;26,27 b) 
aumento da atividade enzimática no meio extracelular ou intracelular 
por ativação enzimática, através da interação direta do agente químico 
com a enzima;28,29 c) aumento da atividade enzimática intracelular por 
indução na síntese da proteína;28,30 d) diminuição da atividade no meio 
extracelular ou intracelular por inibição, através da interação direta 
do agente químico com a proteína;31,32 e) diminuição da atividade 
no meio intracelular por comprometimento da membrana celular e 
extravasamento da proteína.33  
A ação de poluentes tem sido estudada nas atividades de enzimas 
de diversas vias metabólicas, tais como, via glicolítica;34,35 via da 
pentose-fosfato;36,37 ciclo de Krebs;38,39 síntese de aminoácidos;35,39 
degradação de proteínas;40,41 cadeia respiratória;38,42,43 síntese de 
ácidos graxos;44 metabolismo dos lipídeos;41,45 metabolismo do ni-
trogênio;46,47 e fotossíntese.48,49
Nos últimos anos, importância especial tem sido dada aos efei-
tos sobre enzimas envolvidas no processo de biotransformação de 
xenobióticos, tanto da Fase I como da Fase II. Entre as primeiras, 
associadas às atividades do citocromo P450 e de monoxigenases 
de função mista (MFO), têm sido avaliadas a etoxiresorufina-o-de-
etilase (EROD) e benzopireno monoxigenases.50-52 Com relação às 
enzimas de conjugação na Fase II, a glutationa–S-transferase (GST) e 
a UDP-glucuronosiltransferase (UDPGT) têm sido também bastante 
estudadas em organismos expostos em condições de laboratório e nos 
coletados de áreas impactadas. 35,53,54
As inibições das atividades da acetilcolinesterase e delta-ami-
nolevulino-de-hidratase, bem estudadas em mamíferos, devido aos 
efeitos, respectivamente, de organofosforados e do chumbo, vêm 
sendo investigadas em peixes e outros organismos.55-57
A atividade de algumas enzimas envolvidas no metabolismo in-
termediário de diversas vias como ATPases e fosfatases tem sido ava-
liada,39,58-61 assim como de enzimas associadas ao estudo do estresse 
oxidativo como a ascorbato peroxidase,62,63 superóxido dismutase,64,65 
catalase,62,66 peroxidase,67 glutationa sintetase,68 glutationa redutase 
e glutationa peroxidase.62,64,69,70
MECANISMOS DE INIBIÇÃO E DE AUMENTO DA 
ATIVIDADE ENZIMÁTICA POR POLUENTES
A inibição competitiva (Figura 1A) ocorre quando o agente tóxico 
compete com o substrato na sua interação com  enzima. Neste caso, 
a ação catalítica é reduzida devido à diminuição da proporção de 
moléculas de enzima que se ligam ao substrato em função do tempo. 
Por outro lado, na inibição não-competitiva (Figura 1B), o inibidor 
e o substrato podem se ligar simultaneamente à enzima. Entretanto, 
esta ligação do inibidor incapacita a ação catalítica da enzima. Portan-
to, o inibidor não-competitivo diminui a velocidade máxima de ação 
enzimática porque diminui a concentração total de enzima ativa. Este 
último tipo de inibição está relacionado à interação Hg-SH que tem sido 
observada para a creatina quinase de peixes e para a fosfatase alcalina 
de crustáceos.71,72 Entretanto, uma inibição do tipo competitiva por esse 
metal foi também observada.71 A inibição enzimática observada na pre-
sença de metais pode ser explicada pela sua interação com grupos –SH 
essenciais para a catálise.48 É importante salientar que a ligação de tais 
metais à enzima, em geral, ocorre de maneira irreversível e os dois tipos 
de inibição, acima mencionados, são exemplos de inibições reversíveis.
Encontram-se amplamente relatados na literatura exemplos de 
inibições competitivas, não reversíveis, como é o caso de acetilcoli-
nesterases por inseticidas organosfosforados e carbamatos.73,74
Vincenzini et al.75 relataram as propriedades de detergentes 
aniônicos de cadeia longa, como o SDS, em inibir competitivamente 
algumas enzimas, como a lactato desidrogenase de mamíferos e a 
glicose-6-fosfato desidrogenase de leveduras. De acordo com estes 
autores, ambos os substratos para estas enzimas, piruvato e glicose-
6-fosfato, possuem uma ou duas cargas negativas concentradas em 
pontos específicos da molécula. Talvez pelo fato do detergente possuir 
uma cabeça hidrofílica carregada negativamente se comportasse como 
um inibidor competitivo. Este mecanismo poderia explicar a inibição 
in vitro de várias enzimas pelo detergente aniônico alquilbenzeno 
linear sulfonado (LAS).76
Um outro mecanismo de inibição da atividade poderia ser devido 
à deficiência de um metal essencial em metaloproteínas ou complexos 
metálicos de proteínas, onde haveria substituição do metal deficiente 
pelo metal tóxico.60 Segundo Joseph et al.,77 a ligação de um metal 
ao fosfato orgânico contido no substrato impediria a ação da enzima 
na liberação do mesmo. 
O acréscimo da atividade enzimática, observado pela exposição 
dos organismos aquáticos frente à ação de alguns poluentes, poderia 
ocorrer por uma indução da enzima pelo agente tóxico como parte de 
uma adaptação bioquímica às necessidades metabólicas aumentadas 
pelo estresse provocado pelo mesmo.30 Uma outra suposição, para o 
caso de metais, é de que o organismo seria capaz de sintetizar proteí-
nas que se ligam a elementos como um mecanismo de detoxificação.60
A ativação enzimática poderia ainda estar associada à direta 
interação do poluente com a enzima, facilitando a interação com 
o substrato e promovendo alterações das constantes cinéticas, tais 
como, o a aumento da velocidade máxima (Vmax) e diminuição da 
constante de Michaelis (Km).29
Figura 1. Mecanismos de reação de uma enzima alterados pela presença de 
inibidores. A) Na presença de um inibidor competitivo. B) Na presença de 
um inibidor não- competitivo
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Estudos in vitro
Estes estudos são realizados pela adição do poluente num 
sistema de reação contendo o substrato juntamente com a enzima, 
extraída de uma célula ou tecido supostamente não exposto à ação 
do contaminante.
Os estudos de avaliação da atividade enzimática in vitro represen-
tam uma ferramenta útil na triagem de vários agentes poluentes e têm 
sido usados em áreas de monitoramento,78,79 como métodos de análise 
semiquantitativa de poluentes orgânicos e metais pesados.80-84 Neste 
sentido, com base no conhecimento da interação poluente-enzima, 
biossensores para a detecção de metais pesados e agroquímicos fo-
ram construídos com fundamentos na inibição da fosfatase alcalina 
presente em algas.85,86 Portanto, tem se demonstrado que a medida da 
atividade enzimática pode ser usada como um bioindicador da presen-
ça de poluentes, consumindo menor tempo de análise e requerendo 
menores recursos financeiros.31,32 Além disto, devemos considerar 
que a qualidade do efeito para vários agentes químicos tende a ser 
semelhante à que ocorre no organismo vivo.33,87
Dados de testes in vitro podem proporcionar informações úteis 
para a elucidação do mecanismo de ação tóxica sobre uma determi-
nada espécie de organismo, além de permitirem comparações sobre 
a susceptibilidade de uma enzima para diferentes poluentes,31,56 ou 
ainda,  sobre a susceptibilidade de diferentes enzimas para um dado 
poluente.28,88 Para isto, determinam-se parâmetros da relação con-
centração-efeito ou parâmetros cinéticos, tais como, concentração do 
composto que reduz a atividade enzimática em 50% ou concentração 
de inibição média (CI50),32,87 constante de inibição (Ki) e constante de 
dissociação (Kd).72,89,90 Ou ainda, avaliam-se as alterações na veloci-
dade máxima (Vmax ) e constante de Michaelis (Km).29,79
Na Tabela 1 estão apresentados alguns resultados da avaliação 
de parâmetros de inibição referentes a estudos in vitro com enzimas 
extraídas de diferentes organismos aquáticos.
Estudos in vivo
São realizados através da medida da atividade da enzima, a qual 
foi extraída de um organismo-teste submetido ao agente tóxico sob 
um dado período de tempo. Estes testes têm sido realizados pela 
exposição de organismos a concentrações conhecidas do poluente, 
em condições laboratoriais ou de campo,  para a avaliação de risco. 
Portanto, os dados dose-resposta obtidos auxiliam no estabelecimento 
de níveis aceitáveis de concentração no compartimento aquático.35,39,98
A utilização de estudos da alteração da atividade enzimática pela 
exposição in vivo na avaliação de áreas impactadas e seu monitora-
mento têm sido extensamente abordadas pela literatura, tanto para 
poluentes orgânicos como para metais.50,87,99-101
A titulo de exemplificação, na Tabela 2 é mostrada a suscepti-
bilidade de várias enzimas após a exposição de algas a poluentes de 
origem agrícola.
Fosfatases ácidas
As fosfatases ácidas ou ortofosfato mono éster fosfo-hidrolases 
(E.C.3.1.3.2.) são enzimas que se caracterizam pela hidrólise de uma 
grande variedade de ésteres de ortofosfato e reações de transfosfori-
lação,114 como esquematizado a seguir:
Hidrólise:
ROPO3H2 + H2O  ROH + PO4H3
Transfosforilação: 
ROPO3H2 + R’ OH*  ROH + R’ OPO3H2
* aceptor com função álcool
A fosfatase ácida foi inicialmente observada em eritrócitos,115 
sendo capaz de hidrolisar a ligação éster do fosfato do monofenilfos-
fato e monoalquilfosfato em pH ótimo entre 5,0 e 6,0, ao contrário da 
fosfatase alcalina de glóbulos brancos que catalisa essa reação com 
um pH ótimo de 8,8 a 9,0. Inicialmente a diferença entre as fosfatases 
ácidas e alcalinas era baseada somente no pH ótimo para a atividade 
enzimática. Neuman observou que o mecanismo de reação era dife-
rente para as duas enzimas,116 onde a fosfatase ácida requeria para a 
sua atividade um oxigênio entre o radical e o fosfato. Chaimovich e 
Nome relataram a atividade das fosfatases ácidas com ausência de 
cátions mono e bivalentes no meio de reação, enquanto as fosfatases 
alcalinas requerem metais, principalmente Mg2+, para sua atividade.117
Função das fosfatases ácidas e os efeitos de poluentes 
Os lisossomos e as membranas celulares são os primeiros alvos 
de efeitos de poluentes, uma vez que os lisossomos estão associados 
com a desintegração de material estranho, e a membrana celular é 
a primeira barreira encontrada pelo xenobiótico. Portanto, muitos 
agentes tóxicos e outros fatores estressantes induzem alterações nas 
membranas lisossomais levando a sua desestabilização.118 Esta causa o 
extravasamento de enzimas hidrolíticas do compartimento lisossomal 
para o citosol. Portanto, a associação entre hidrolases lisossomais e a 
membrana lisossomal resulta no fato de que a maior parte da atividade 
enzimática está normalmente em estado de latência e que se, por 
alguma razão, a membrana lisossomal se desestabiliza, as enzimas 
extravasam para o citoplasma com consequente autólise celular.119,120
A fosfatase ácida é considerada uma hidrolase lisossomal biomarca-
dora sendo que, em situações de estresse celular, ocorre extravasamento 
da enzima para fluidos intra e extracelulares ocasionando a alteração 
de seus níveis, que pode ser tratada como indicadora de tal estresse.27
A transdução de sinal na célula refere-se a qualquer processo em 
que esta converte um sinal em outro sinal como, por exemplo, o que 
comanda a síntese de uma determinada proteína. A maioria desses 
Tabela 1. Valores de concentração de inibição média e constante de inibição 
de poluentes para enzimas de organismos aquáticos
Enzima Organismo Poluente CI50 (mM) Ki (mM) REF.


























Adenilciclase molusco chumbo 0,025 - 92
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eventos envolve uma sequência ordenada de reações executada por 
enzimas, que resulta numa via de transdução de sinal. Assim sendo, 
as fosfatases ácidas podem atuar na desfosforilação de receptores de 
moléculas sinalizadoras, como a insulina, na regulação do processo 
de transdução de sinal.121 Neste contexto, as fosfatases ácidas partici-
pam em processos de sinalização celular como, por exemplo, os que 
envolvem o ácido ascórbico na resposta a condições fotoxidativas e 
ataques de patógenos em plantas.122
Na Tabela 3 estão apresentados alguns dados da literatura referen-
tes à alteração da atividade desta enzima em diversos organismos aquá-
ticos. Entre estes, os peixes têm sido alvo de estudo em muitos traba-
lhos que tratam de efeitos de poluentes na fosfatase ácida (Tabela 4), 
Tabela 2. Alteração da atividade de enzimas de algas pela ação de poluentes de origem agrícola

























Βeta-D-galactosidase Cu2+, Hg2+,Cd2+ D. tertiolecta diminuição 104






















Ferridoxina nitrato redutase Cd2+ C. reinhardtii inalterado 107


























Glutamato desidrogenase Hg2+, Pb2+ S. bijuga aumento 39
Glutamina sintetase Cd2+ C. reinhardtii diminuição 107






















Malato desidrogenase Hg2+, Pb2+ S. bijuga diminuição 39
Mg++ ATPase A3+ C. vulgaris diminuição 47
NAD+ isocitrato desidrogenase Cd2+ C. reinhardtii aumento 111
NADH glutamato  sintetase Cd2+ C. reinhardtii inalterado 107
NADP+ isocitrato desidrogenase Cd2+ C. reinhardtii aumento 111

















Peroxidase Cd2+, Ni2+,Mn2+ S. armatus aumento 67
Protoclorofilida redutase Hg2+, Cd2+ E. gracilis diminuição 48
Protoporfirinogênio IX oxidase Tiosemicarbazidas S. acutus diminuição 112

















Transaminase glutâmico oxaloacética Pb2+ S. bijuga diminuição 39
Transaminase glutâmico pirúvica Hg2+, Pb2+ S. bijuga diminuição 39
Urease Cu2+ C. vulgaris diminuição 46
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Tabela 3. Efeito de poluentes de origem agrícola na fosfatase ácida de diversos organismos aquáticos



































































































Hemiptera cobre, chumbo in vivo organismo todo      aumento 135
Tabela 4. Efeito de poluentes de origem agrícola sobre a fosfatase ácida de peixes
Poluente Sistema de exposição Tecido Espécie Efeito na atividade Ref.
Mistura de pesticidas, metais, PCBs*, PAHs** in vitro hepatócitos isolados O. mykiss aumento 66
Mistura de pesticidas, PCBs, PAHs in vitro hepatócitos isolados O. mykiss diminuição 136

























Quinalfós in vivo cérebro L. rohita aumento 139
Cipermetrina in vivo fígado H. fossilis diminuição 59








Malation in vivo fígado B. rerio diminuição 141
Monocrotofós in vivo plasma C. punctatus aumento 142
p-t-butilfenol in vivo  músculo C. carpio aumento 143
Toxafeno in vivo hepatócitos isolados P. ferrugineus aumento 144














































Mercúrio in vivo fígado, brânquias N. notopterus diminuição 148
*Bifenilas policloradas. **Hidrocarbonetos aromáticos policíclicos
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talvez pelo fato de serem os organismos mais representativos e de 
maior importância econômica nos ecossistemas aquáticos.
As Tabelas 3 e 4 demonstram que os efeitos são de natureza di-
versa podendo ocorrer aumento, diminuição ou mesmo, não alteração 
da atividade fosfatásica. Estas respostas são particulares para cada 
agente químico em relação ao sistema de exposição (in vitro ou in 
vivo), tecido e organismo. Isto estaria relacionado a que cada espécie 
é caracterizada por um padrão específico de isoenzimas, tal como a 
variabilidade em isoformas de fosfatase ácida que ocorre entre oito 
espécies de fungos aquáticos do gênero Achlya.149
Pelo motivo de serem as algas componentes da base da cadeia 
alimentar nos ecossistemas aquáticos, aliado ao envolvimento das 
fosfatases no metabolismo de um elemento, o fósforo, de extrema 
importância para a viabilidade desses organismos, serão abordados 
alguns aspectos sobre as fosfatases ácidas de algas e sua resposta à 
ação de agentes tóxicos.
Fosfatases ácidas de algas e sua susceptibilidade a poluentes
Várias funções têm sido atribuídas a estas enzimas em algas, tais 
como a participação em processos autofágicos digestivos e hidrólise 
de material fosfolipídico;150 rompimento de plasmalema e absorção 
do flagelo durante a fertilização; reciclagem de fosfato inorgânico 
para sua reassimilação;151-153 diferenciação dos esporos;154 transporte 
de substâncias através de membranas e disponibilidade de fosfato 
inorgânico a partir do meio extracelular.155,156 Esta última função 
também é desempenhada pela fosfatase alcalina, cuja atividade é 
aumentada pela exposição das algas em um meio de cultura deficiente 
em fosfato inorgânico.157-159
Os trabalhos sobre o aumento de síntese de fosfatases ácidas em 
algas pela ausência de fosfato inorgânico no meio de cultura, assim 
como o estudo das propriedades destas fosfatases induzidas e das 
constitutivas, datam da década de 1960 em pesquisas realizadas com 
Euglena gracilis e Chlorella pyrenoidosa. 91,160
A extração da fosfatase ácida de algas do gênero Selenastrum foi 
relatada por Kong e Chen e por Kong et al. utilizando tampão Tris-
borato 0,1-0,3 M pH 7,5 e centrifugação a 10.000 x g.103,109 Entretanto, 
os autores não descreveram o método de ruptura celular utilizado. Para 
este procedimento, técnicas que utilizam ultrassom foram descritas 
na extração de fosfatases das algas cloroficeas Chlamydomonas e 
Chlorella vulgaris.47,108,161,162 Patni e Aaronson usaram pérolas de vidro 
e centrifugação para extrair a enzima de Ochromonas danica.163 Esta 
enzima também pode ser extraída em uma preparação de pó cetônico 
quando um precipitado algáceo é tratado com acetona à temperatura 
de –20 a –30 °C.91,160,164
A alga verde unicelular Chlamydomonas reinhardtii tem sido 
adotada em vários  trabalhos como organismo modelo para o estudo 
de fosfatases. Esta alga produz duas formas principais de fosfatases 
ácidas constitutivas que diferem quanto a sua sensibilidade à inativação 
térmica,161 as quais estão invariavelmente presentes em células culti-
vadas na ausência ou presença de fosfato inorgânico com atividade 
máxima em pH de aproximadamente 5,0.159,162 Quando o extrato dessa 
mesma espécie, crescida na presença de Pi, é submetido à eletroforese 
de isoeletrofocalização, ocorre o aparecimento de três bandas referentes 
a fosfatases ácidas com diferentes valores de pontos isoelétricos.165
As fosfatases ácidas de algas também têm sido caracterizadas 
quanto a sua especificidade para diferentes substratos, efeito de me-
tais na atividade,163,166 valor de Km para um dado substrato e energia 
de ativação.91,163,164 Entretanto, existe uma carência de informações 
na literatura quanto às propriedades destas enzimas e sua utilização 
como bioindicadoras de efeitos de poluentes.
Em algas, as fosfatases ácidas estão localizadas em vários compar-
timentos celulares. Segundo Cooper et al.,150 a enzima está presente 
em vacúolos, dispersa no citoplasma e em pontos de degradação 
focal. A enzima também foi encontrada no complexo de Golgi,150,154 
mitocôndria,155 membrana de tilacoides,155 sistema de endomembra-
na,152 membrana externa e corpos-PAS.155,156,167 Segundo Tornqvist,155 
a localização da atividade fosfatásica ácida é alterada do citoplasma 
para a parede celular quando algas cloroficeas são expostas a íons 
metálicos, como Al3+.
Patni e Aaronson,163 estudando os efeitos in vitro em sistema 
pré-incubado, observaram que a fosfatase ácida intracelular extraída 
de Ochromonas danica é mais susceptível à inibição pelo Hg2+, en-
quanto que a extracelular é mais sensível à inibição pelo Cu2+. Em um 
sistema de exposição semelhante, a alteração da atividade da enzima 
extraída de Pseudokirchneriella subcapitata foi avaliada frente a ação 
de 30 poluentes de origem agrícola, constatando-se que somente o 
íon Cu2+ possuía efeito ativador.61 Este elemento também aumentou 
a atividade da enzima da macroalga marinha Ulva fasciata quando 
exposta às concentrações de 50 e 100 µM.168 Segundo Joseph et al.,77 
um possível mecanismo pelo qual ocorreria o aumento da atividade 
da enzima em  Chlamydomonas reinhardtii exposta ao Al3+ seria 
explicado pela ligação deste ao fosfato orgânico. Nesta situação, 
a utilização de fosfato estaria comprometida e a célula induziria a 
síntese da fosfatase como uma resposta compensatória.
Como foi anteriormente descrito, apesar de alguns estudos rela-
tarem um efeito ativador ou indutor da síntese da enzima na presença 
do poluente, resultando numa maior atividade, a maioria dos trabalhos 
aborda os efeitos inibitórios. Kong et al.109 observaram uma correla-
ção positiva entre o número de átomos de halogênio em halogeno-
benzenos e o decréscimo da atividade específica da fosfatase ácida 
em culturas de Selenastrum capricornutum contendo estes compostos.
Metais pesados considerados altamente tóxicos para algas, 
tais como Hg2+ e Cu2+, demonstraram a capacidade de diminuir a 
atividade da fosfatase ácida destes organismos quando expostos a 
pequenas concentrações. Assim, por exemplo, aproximadamente 90% 
desse parâmetro foi reduzido por 10 µM de Hg2+ em Scenedesmus 
bijuga.39 O Cu2+, por sua vez, diminui a atividade especifica em C. 
vulgaris em aproximadamente 50% quando a alga foi exposta a 31 
µM.169  Porém, isto foi observado em culturas crescidas em pH 4,0, 
sendo que somente cerca de 20% da atividade foi afetada em pH 6,8.
Elementos metálicos com maiores concentrações permissíveis na 
água e maiores valores de concentração efetiva média (CE50 ou concen-
tração que inibe o crescimento algáceo em 50%) para algas também 
demonstraram alterar a atividade quando testados na concentração da 
ordem de 100 µM ou bem inferior a esta. Assim, o efeito na atividade es-
pecífica pelo Zn2+ em estudos com Scenedesmus obliquus e Selenastrum 
capricornutum demonstraram que a diminuição de aproximadamente 
50% desse parâmetro ocorria nas concentrações de 120 µM (10 dias de 
exposição) e 4 µM (4 dias de exposição), respectivamente.60,103 Porém, 
observou-se um aumento da atividade específica superior a 200% em 
Scenedesmus quadricauda exposta a 70 µM desse metal.60
Uma redução significativa, de aproximadamente 20%, da ati-
vidade da enzima foi constatada em culturas de Chlorella vulgaris 
expostas a 150 µM de Al3+ durante 15 dias.47 A mesma porcentagem 
de redução foi obtida com uma concentração 1000 vezes menor desse 
metal em S. capricornutum exposta por 4 dias.103 O Ni2+, por sua vez, 
diminuiu a atividade específica em cerca de 20% em C. vulgaris ex-
posta a 34 µM,169 enquanto que o Pb2+ reduziu a atividade na ordem 
de 60% em S. bijuga exposta a 10 µM.39
O efeito inibidor interativo entre Al3+ e F- sobre a fosfatase de C. 
vulgaris, cultivada na presença de ambos metais, demonstrou ser sinér-
gico para a forma ácida, enquanto que foi aditivo para a forma alcalina.47 
A alteração de fatores físico-químicos no meio de cultura, como a 
aplicação de radiação UV-B e diminuição do pH,46,169 aumentou o efei-
to inibitório do Cu2+ sobre a  atividade específica da fosfatase ácida.
Jonsson e Aoyama926 Quim. Nova
CONSIDERAÇÕES FINAIS
No Brasil, a legislação que regula a emissão e a concentração 
máxima permissível de agroquímicos, assim como de outros compos-
tos tóxicos, em corpos de águas superficiais para a preservação das 
comunidades aquáticas está fundamentada na  Resolução No 357 de 
17/03/05 do CONAMA - Conselho Nacional do Meio Ambiente. 170 
Entretanto, esta resolução especifica concentrações máximas permis-
síveis para diferentes classes de água somente para aproximadamente 
menos de 30 compostos de uso agrícola, sendo que alguns destes 
produtos já foram retirados do mercado e, aparentemente, estão em 
desuso. Os parâmetros de níveis aceitáveis nessa legislação, tanto para 
agrotóxicos como para outros poluentes, têm sido propostos com base 
em legislações internacionais. Além disso, devemos considerar que 
a maioria desses parâmetros têm sido proposta com base em efeitos 
não tão sutis, como são as alterações em componentes bioquímicos. 
Deste modo, a avaliação da atividade enzimática dos diferentes níveis 
tróficos representa um instrumento importante na avaliação de risco 
em nível laboratorial ou em campo.
O uso de parâmetros biológicos para medir a qualidade da água 
de um sistema supostamente impactado como, por exemplo, parâme-
tros de natureza bioquímica, baseia-se nas respostas dos organismos 
em relação ao meio onde vivem. Neste sentido, sendo o Brasil um 
país eminentemente agrícola constata-se o apreciável risco de áreas 
sujeitas à degradação, incluindo os compartimentos aquáticos. Assim 
sendo, a utilização de avaliações de atividade enzimática em orga-
nismos supostamente expostos à ação de xenobióticos constitui uma 
ferramenta relevante para fins de monitoramento.
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